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Antecedentes. La neumonía asociada a ventilación mecánica (NAV) tiene una incidencia del 10-
20% entre los pacientes que se encuentran en la unidad de cuidados intensivos (UCI) y una 
mortalidad del 20-75%. 
El diagnóstico clínico y radiológico de neumonía asociada a ventilación mecánica (NAV) es 
inespecífico, por lo que es necesaria la confirmación microbiológica con cultivo cuantitativo de 
lavado bronquioalveolar con broncoscopio (LBAB). Con el cual se podrían causar eventos adversos 
graves para el paciente, además del tiempo necesario para obtener los resultados y la 
imposibilidad de determinar la cantidad relativa de cada especie bacteriana. 
Por lo que se evaluó la utilidad de un método molecular diseñado para detectar y cuantificar a las 4 
bacterias más frecuentes en la NAV de inicio tardío (Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter 
baumannii, Staphylococcus aureus y Stenotrophomonas maltophilia) a partir de muestras de lavado 
bronquioalveolar con sonda nasogástrica (LBAsn) y aspirado traqueobronquial (AT). Debido a que 
la confirmación del diagnóstico se podría hacer en 6 h. 
 
Material y métodos. Se incluyeron a 17 pacientes con diagnóstico clínico radiológico de NAV de 
inicio tardío, en la UCI del Hospital Universitario “Dr. José Eleuterio González”. Se determinó la 
sensibilidad, especificidad, exactitud diagnóstica (ED) y el valor predictivo positivo (VPP), utilizando 
como estándar al cultivo cuantitativo de LBAB. El análisis se hizo a partir de tablas de contingencia 
de 2 x 2 y con las características operativas del receptor (curvas ROC); también se determinó la 
concordancia kappa entre el cultivo cualitativo y el método PASS a partir de las muestras obtenidas 
con las distintas técnicas. 
 
Resultados. La sensibilidad y especificidad del método PASS de LBAB fue de 12.5% y 60% 
respectivamente, la ED de 30% y el VPP de 33.3%. Del método PASS de lavado bronquioalveolar 
con sonda nasogástrica (LBAsn) fue de 0 y 100% respectivamente y un 38% de ED. Con el método 
PASS de aspirado traqueobronquial (AT) un 87.5% y 100% respectivamente, la ED del 92% y un 
100% de VPP. Con el análisis de las curvas ROC el área bajo la curva (ABC) del método PASS 
LBAB fue de 0.475 (IC 95% 0.113-0.837), para el método PASS LBAsn el ABC fue de 0.4 (IC 95% 
0.60-0.739) y para el método PASS AT el ABC que se obtuvo fue de 0.938 (IC 95% 0.793-1.082). 
La concordancia kappa entre el LBAB y el método PASS LBAB el índice kappa (k) fue 0.523, entre 
el LBAB y el método PASS LBAsn el índice k obtenido fue -0.087 y para el LBAB comparado con el 
método PASS AT el índice k fue de 0.678. 
 
Conclusiones. El método PASS aplicado a muestras de AT podría ser una alternativa rápida y de 
mínima invasión para confirmar el diagnóstico de NAV de inicio tardío. Es probable que con el 
método PASS de LBAB el punto de corte para la confirmación del diagnóstico requiera ser 
modificado, por lo que es necesario hacer más estudios. 







1.1. Definición de neumonía 
La neumonía se define como un proceso inflamatorio en el parénquima pulmonar 
del hospedero en respuesta a la invasión de organismos patógenos tales como 
virus, bacterias, hongos y protozoarios en el tejido pulmonar estéril. 
Histológicamente, la reacción inflamatoria afecta al intersticio alveolar, causa la 
consolidación exudativa del alveolo y la alteración en el intercambio gaseoso a 
través de la membrana alveolar. La magnitud de esta respuesta depende del 
tamaño del inóculo, la virulencia de los organismos involucrados y la competencia 
del estado inmune del hospedero 1,2. 
 
1.2. Clasificación de la neumonía 
La neumonía se clasifica según el sitio donde se adquirió la infección, con dos 
principales vertientes: 1) neumonía adquirida en la comunidad; a comunidad se 
refiere como fuera del entorno hospitalario e instituciones de cuidado crónico y 2) 
neumonía nosocomial, la cual incluye cualquier caso de neumonía que inicie en un 
tiempo no menor de 48 horas posterior a la admisión hospitalaria. Por otro lado la 
neumonía que se presenta en individuos con 48 horas o más de haber sido 
intubados endotraquealmente y con ventilación mecánica (VM) se le conoce como 
neumonía asociada a ventilación mecánica (NAV) 3. 
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1.3. Clasificación de la NAV 
La NAV se clasifica según el tiempo de inicio de la infección posterior al inicio de la 
VM, debido a que es una variable epidemiológica y factor de riesgo para la 
selección de ciertos agentes patógenos, principalmente bacterianos. Langer y 
colaboradores describieron la clasificación y actualmente es avalada entre otras 
organizaciones por la American Thoracic Society, y se divide en: 1) NAV de inicio 
temprano, definida como la neumonía que ocurre dentro de los primeros cuatro 
días ( 96 horas) de VM y 2) NAV de inicio tardío, definida como la neumonía que 
ocurre a partir del quinto día (96 horas) de VM 1,4, 5. 
 
1.4.  Incidencia de la NAV 
La incidencia de la NAV en la unidad de cuidados intensivos (UCI), varía según el 
sitio de estudio y los criterios utilizados para el diagnóstico, por ejemplo en el 
estudio EPIC (European Prevalence of Infection in Intensive Care) publicado en 
1995, se midió la prevalencia de infecciones adquiridas en 1417 UCI, con 1 día de 
corte, resultando en un total de 10038 pacientes. El 20.6% (2064) presentaron 
alguna infección adquirida en la UCI, de los cuales el 46.9% (967) tenían 
neumonía, resultando en una prevalencia general del 10.3% 6, a diferencia del 
24% reportado por Woske y colaboradores a partir de resultados de un estudio 
prospectivo de 1 año en una UCI en Alemania 7. En Canadá, la incidencia 
reportada es del 18% 8 y en los Estados Unidos de Norteamérica la incidencia de 
NAV es del 11% según un análisis retrospectivo a partir de datos clínicos y de 
cultivo microbiológico realizado en 59 hospitales 9. Sin embargo según datos 
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recolectados por el Nacional Nosocomial Infections Surveillance (NNIS) System 
Report entre 1992 y 1997, la incidencia de NAV fue del 23% y entre enero de 2002 
y junio de 2004 la incidencia disminuyó a un 12-15% en UCI de neurocirugía, 
quemados y trauma 10, 11. En México en un estudio realizado en 5 UCI la 
incidencia de NAV fue del 20.23% 12. 
 
1.5.  Factores de riesgo  
Los factores de riesgo independientes para el desarrollo de NAV, se dividen en 
factores del hospedero, factores relacionados con la intervención médica y otros 
factores como se muestra en la tabla 1 13. 
Factores del hospedero Factores de intervención Otros 
factores 
Albúmina sérica, <2.2 g/dL 





Gravedad de la enfermedad de 
base 
Colonización gástrica 
Colonización de la vía 
respiratoria superior 
Sinusitis 
Aspiración de contenido gástrico 
Bloqueadores H2, antiácidos 
Agentes paralizantes, sedación 
 4 unidades de sangre 
Monitoreo de presión intracraneal 
VM por más de 48 horas 
Reintubación 
Sonda nasogástrica 
Posición en decúbito supino 
Transporte fuera de UCI 
Previo uso de antibióticos 




SDRA: síndrome de dificultad respiratoria aguda; EPOC: enfermedad pulmonar obstructiva crónica; 
VM: ventilación mecánica; UCI: unidad de cuidados intensivos. 
Referencia 13. 
Tabla 1. Factores independientes para el desarrollo de NAV 
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1.5.1. Dispositivos invasivos y NAV 
Uno de los principales factores de riesgo para desarrollar NAV es la intubación 
endotraqueal debido a que: 1) causa inflamación y trauma en la nasofaringe, 2) 
actúa como reservorio para la proliferación bacteriana, 3) incrementa la 
adherencia bacteriana y la colonización de las vías aéreas, 4) impide la 
depuración mucociliar y la tos y 5) incrementa la probabilidad de aspiración de 
patógenos nosocomiales 13, 14.  
Se ha demostrado que el inicio de la colonización bacteriana en la superficie 
interna del tubo endotraqueal posterior a la intubación e inicio de la VM es escasa 
a las 48 horas, pero entre las 60 y 96 horas es significativamente mayor 15. La 
duración de la VM esta asociada con el riesgo de presentar NAV, con un 3.3% por 
día de VM en la primera semana y un 2% por día en la segunda semana 8. 
Por otro lado, en un modelo murino, se ha observado que la VM exacerba tanto la 
inflamación pulmonar como la sistémica en respuesta a la infección pulmonar con 
Staphylococcus aureus y contribuye a la patogénesis del daño pulmonar agudo y 
al síndrome de falla orgánica múltiple 16. 
 
 1.5.2. Administración empírica de antibióticos y NAV 
Otro de los factores de riesgo para el desarrollo de NAV es la administración 
previa de antibióticos 13, y la profilaxis con antibióticos en los primeros 8 días de 
VM está asociada a un menor riesgo de presentar NAV de inicio temprano 17. La 
administración prolongada de los mismos en la UCI favorece el aumento en la 
incidencia de NAV de inicio tardío, incrementando el riesgo de neumonía causada 
por bacterias multidrogorresistentes (MDR) 18, 19. Debido a que el uso de 
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antibióticos ocasiona que se seleccionen los microorganismos MDR, que haya una 
supresión de la flora bacteriana normal y que emerjan microorganismos 
patógenos, en particular los bacilos Gram negativos 20, 21. 
 
1.6.  Mortalidad asociada a NAV 
La mayoría de los pacientes que son admitidos a la UCI tienen un padecimiento de 
gravedad, de estos pacientes, aproximadamente el 10% requiere de VM, y los que 
requieren VM por 14 días o más tienen una mortalidad del 43% en comparación 
con el 33% de los que reciben VM por menos de 14 días (p= 0.001) 22. Pero 
cuando coexiste NAV, la mortalidad atribuida se estima entre el 24-76%, 
especialmente en los pacientes con NAV de inicio tardío o en aquellos con NAV 
recurrente y es un factor independiente para mortalidad (Razón de momios= 2.1, 
p=0.008) 13, 23, 24. La mortalidad también es afectada por el uso de empírico de 
antibióticos, debido a que el uso apropiado se asocia a una mortalidad del 38%, en 
comparación con los que tuvieron un uso inadecuado de antibióticos 91% (p < 
0.001), sin embargo no hay diferencia entre el tiempo de tratamiento de 8 vs 15 
días 25, 26. Aunado a lo anterior, Kollef y colaboradores demostraron que los 
pacientes con NAV causada por patógenos de alto riesgo como lo son 
Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter spp., y Stenotrophomonas maltophilia se 
asocian con una mortalidad del 65%, en comparación con el 37% de los pacientes 





1.7. Patogenia de la NAV 
La NAV usualmente surge como resultado de la aspiración de secreciones 
orofaríngeas contaminadas que se acumulan en la región subglótica alrededor del 
tubo endotraqueal, permitiendo que los microorganismos patógenos penetren al 
árbol traqueobronquial y a la vía respiratoria inferior o también puede ser 
secundario a la inoculación directa en la vía aérea a través del tubo endotraqueal. 
De tal manera que los mecanismos primarios de defensa que protegen al pulmón, 
han sido evadidos por los microorganismos patógenos y debido a que es un 
proceso dinámico, la inmunidad humoral, el sistema fagocítico dual que involucra a 
los macrófagos alveolares y a los neutrófilos, es sobrepasado por el tamaño del 
inóculo. Además, se ha sugerido que los pacientes con VM pasan por un periodo 
de inmunoparálisis 23, 28.  
Otros factores importantes son la macroaspiración de contenido gástrico, el cual 
frecuentemente esta colonizado por bacilos Gram negativos, la diseminación 
hematógena desde otros focos de infección y contaminación cruzada a partir de 
objetos inanimados, así como de los profesionales de la salud 29. 
 
1.8. Agentes causales de la NAV 
La etiología de la NAV de origen bacteriano difiere según el tiempo transcurrido 
con VM, tipo de población, método diagnóstico utilizado y la enfermedad de base 
del paciente. Las bacterias patógenas más frecuentemente aisladas en la NAV de 
inicio temprano son: S. aureus, Haemophilus influenzae, Streptococcus 
pneumoniae y algunas cepas susceptibles de la familia Enterobacteriaceae 28, 30, 
31. 
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En la NAV de inicio tardío las bacterias aisladas tienden a ser MDR, como lo son 
S. aureus resistente a meticilina (MRSA), P. aeruginosa, Acinetobacter baumannii 
y S. maltophilia y en menor medida miembros de la familia Enterobacteriaceae, y 
es importante señalar que aproximadamente el 40% de los casos de NAV son 
polimicrobianos 28, 32, 33, 34, 35. 
Ríos-Licea y colaboradores aislaron los agentes causales más frecuentes en la 
UCI del Hospital Universitario “Dr. José Eleuterio González” a partir de muestras 
obtenidas por lavado bronquioalveolar de los pacientes con diagnóstico clínico de 
NAV y confirmación microbiológica con cultivo cuantitativo y cualitativo. Ellos 
encontraron que los agentes causales más comunes son por orden de frecuencia: 
S. aureus, A. baumannii, P. aeruginosa y S. maltophilia, y las enterobacterias 
representaron el 2.4% de los aislamientos 36. 
Las infecciones por hongos en NAV especialmente por Candida spp. y NAV 
causada por virus ocurren con poca frecuencia, probablemente debido a las 
dificultades que representa establecer el diagnóstico 37, 38. Chastre y Fagon 
recopilaron datos microbiológicos de 24 estudios publicados en los que se utilizó 
broncoscopía para la toma de la muestra. La frecuencia observada de cada 







Figura 1. Agentes causales de NAV. La frecuencia de los agentes causales 
comunes de NAV. Este trabajo muestra el resultado de 1689 casos confirmados 
por métodos broncoscópicos, que involucraron 2490 aislamientos, en 24 estudios 
publicados. 
 
1.9. Características de patógenos frecuentes causantes de NAV 
 
1.9.1. Staphylococcus aureus 
Son cocos Gram positivos, con un sitio primario de colonización en la región 
anterior de las fosas nasales en aproximadamente el 30% de la población sana. 
La colonización por S. aureus en la faringe se presenta en un 40-54% en 
individuos sanos y como parte de la flora normal en la piel de individuos sanos 39, 
40, 41.  
Los factores de patogenicidad de S. aureus incluyen, entre otros, adhesinas, 
polisacáridos capsulares, exoenzimas y exotoxinas. Los cuales le permiten 
adherirse a la membrana de las células eucariotas, lisar células eucariotas, resistir 
la opsonización y la fagocitosis, y estimular la producción de moléculas 











S. aureus  20% 
P.  aeruginosa  
24% 
Enterobacteriaceae                   
14% 
Haemophilus sp  10% 
Streptococcus sp  8% 
Acinetobacter sp  8% 
S. pneumoniae 4% 
Neisseria sp 3% 
S. maltophilia              
2% 
Otros 7% 
Enterobacter  sp            
3% 
Klebsiella  sp 
2% 
Serratia  sp 2% 
Citrobacter sp 1%  
H. alvei  0.4% 
E. coli  3% 
Proteus  sp  3% 
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para la virulencia de S. aureus es la resistencia a los antibióticos β-lactámicos, 
especialmente a la meticilina (MRSA) desde la década de 1980.  
Actualmente las cepas de S. aureus MRSA representan entre el 50-70% de las 
cepas en la UCI, por lo que se emplea la vancomicina como alternativa. 
A finales de la década de 1990 se ha presentado emergencia de ciertas cepas 
resistentes 44, 45. Los factores de riesgo asociados a infección por MRSA son: 
EPOC, terapia con esteroides, VM prolongada, terapia previa con antibióticos y 
broncoscopía previa 46. 
La mortalidad atribuida a S. aureus sensible a meticilina (MSSA) y a MRSA en la 
NAV es del 29 y 36% respectivamente 30. 
 
 1.9.2. Pseudomonas aeruginosa 
Es un bacilo Gram negativo no fermentador de lactosa, es un patógeno frecuente 
en las infecciones de la vía respiratoria, el ambiente hospitalario, especialmente en 
pacientes inmunocomprometidos, en portadores de sonda nasogástrica y es el 
patógeno de mayor importancia en los pacientes con fibrosis quística 47, 48. Esta 
bacteria es parte de la flora del intestino humano y puede crecer en casi cualquier 
hábitat acuoso incluyendo en la tierra, superficies de agua, drenaje, plantas, 
alimentos, y puede encontrarse en los lavamanos y humidificadores hospitalarios 
47, 49.  
Los factores de patogenicidad de P. aeruginosa son variados, por mencionar uno 
de los principales, el sistema de secreción tipo III, asociado con infecciones 
invasivas agudas debido a que inyecta toxinas dentro de la célula del hospedero 
50, 51. P. aeruginosa posee una resistencia intrínseca a diferentes antibióticos y 
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puede adquirir fácil y rápidamente resistencia a otros antibióticos. Debido a los 
múltiples factores de resistencia que posee, especialmente las cepas que se 
encuentran en la UCI, y que afectan a los pacientes con NAV, los tratamientos 
deben emplear una combinación de antibióticos 52, 53.  
Los factores de riesgo asociado a infección por P. aeruginosa son: EPOC, terapia 
con esteroides, SDRA, VM prolongada y terapia previa con antibióticos 46, 54, 55. 
La infección por P. aeruginosa en la NAV es un factor de riesgo independiente 
asociado a mortalidad y esta asociado a un 70-80% de mortalidad 56, 13. 
 
 1.9.3. Acinetobacter baumannii 
Es un bacilo Gram negativo no fermentador, que es considerado como un 
comensal, patógeno oportunista. Puede ser encontrado en distintas fuentes 
ambientales hospitalarias como en los humidificadores de ambiente, colchones, 
almohadas, plástico y frecuentemente en componentes del equipo de VM, debido 
a que puede soportar condiciones de desecación 57, 58]. Se ha descrito la 
colonización en piel y en faringe, principalmente en climas tropicales [59]. 
 A pesar de que se considera como un organismo de baja virulencia, se han 
registrado casos de neumonía adquirida en la comunidad fulminante, neumonía 
nosocomial, bacteriemia y choque séptico causados por A. baumannii. 
Actualmente, no se han descrito factores de virulencia que expliquen su 
patogenicidad, pero sin lugar a dudas, la resistencia a los antibióticos es un factor 
importante, ya que se ha descrito que produce β-lactamasas, metallo-β-
lactamasas (carbapenemasas), enzimas modificadoras de aminoglucósidos y 
resistencia a quinolonas [60]. Ha presentado un aumento gradual a través del 
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tiempo en la resistencia a imipenem y meropenem, los cuales son los fármacos 
con mayor actividad frente a A. baumannii [61, 62]. 
Los factores de riesgo asociados a infección por A. baumannii son: neurocirugía, 
SDRA, traumatismo en cabeza, aspiración pulmonar abundante [63]. 
La infección por A. baumannii esta asociada a una mortalidad del 27% en 
pacientes con NAV [64]. 
 
 1.9.4. Stenotrophomonas maltophilia 
Es un bacilo Gram negativo no fermentador de lactosa, su hábitat es amplio y se 
puede encontrar en fuentes de agua incluyendo ríos, pozos, agua embotellada y 
drenaje. Se ha aislado de diferentes plantas e inclusive en alimentos vegetales 
prelavados para consumo humano, en el ambiente hospitalario se ha aislado de 
agua destilada, máquinas de diálisis, del equipo de VM, nebulizadores, 
espirómetros, soluciones desinfectantes, entre otros [65, 66, 67]. Puede causar 
bacteriemia, endocarditis, neumonía, infección de vías urinarias, en raras 
ocasiones causa meningitis, infección de heridas y celulitis [65]. Se considera como 
un patógeno oportunista de baja virulencia. Poco se sabe acerca de los factores 
de virulencia de S. maltophilia, se ha documentado la producción de proteasas 
como el mecanismo principal de patogenicidad [68], la formación de biopelículas y 
su adherencia a dispositivos plásticos como mecanismos de resistencia a los 
antibióticos [69, 70]. 
S. maltophilia produce carbapenemasas, β-lactamasas, tiene un alto nivel de 
resistencia a los aminoglucósidos y puede desarrollar resistencia a las 
fluoroquinolonas rápidamente [67]. La mejor alternativa de tratamiento es el 
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trimetoprim-sulfametoxazol que presenta una eficacia in vitro aproximada del 90%, 
sin embargo existe un aumento en la resistencia contra esta combinación de 
antibióticos [67, 71, 72, 73, 74]. 
Los factores de riesgo principales asociados a infección por S. maltophilia son: 
terapia previa con antibióticos, EPOC, VM prolongada, inmunosuprimidos y 
malignidad hematológica [65, 75]. 
La infección con S. maltophilia en pacientes con neutropenia y neumonía tienen 
una mortalidad del 40%, y en pacientes con bacteriemia la mortalidad atribuida es 
del 26.7% [65, 76]. 
 
1.10. Métodos de diagnóstico de NAV 
El diagnóstico de NAV se realiza a partir de criterios clínicos y radiológicos 
consensuados y avalados por la American Thoracic Society [5] y son: 
1. Ventilación mecánica por 48 horas o más. 
2. Infiltrados pulmonares nuevos o persistentes en una radiografía de 
tórax. 
3. Dos de los siguientes criterios: 
a. Temperatura mayor de 38.2º C 
b. Leucocitosis ( 10,000 o leucopenia < 4000 células/mm3. 
c. Secreciones respiratorias purulentas. 
 
La presencia de infiltrados pulmonares en la radiografía de tórax, y 2 de los 3 
criterios clínicos (leucocitosis, fiebre y secreciones purulentas) tiene una 
sensibilidad y especificidad del 69 y 75% respectivamente. Cuando se requiere de 
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los 3 criterios clínicos la sensibilidad se reduce a un 23% y el utilizar un sólo 
criterio clínico disminuye la especificidad a un 33% [77], esto debido a que 
múltiples procesos no infecciosos pueden ocasionar los signos y síntomas 
utilizados para el diagnóstico clínico de NAV [78]. 
 
 1.10.1. Diagnóstico microbiológico 
Además de la observación microscópica en busca de bacterias intra y 
extracelulares, una herramienta importante para la confirmación del diagnóstico 
clínico son el cultivo cualitativo y cuantitativo. Los cuales se realizan a partir de 
una muestra de la vía respiratoria inferior obtenida por broncoscopía. 
El cultivo cuantitativo sirve para discriminar a los microorganismos patógenos de 
los comensales, ya que se ha demostrado que cuentas mayores de 105-106 
UFC/mL en el exudado indican infección, y los comensales que colonizan la vía 
respiratoria superior se encuentran en concentraciones menores a 105 UFC/mL 
[79]. Estos puntos de corte fueron establecidos a partir de comparaciones de 
cultivos cuantitativos obtenidos de biopsias a pulmón abierto [79]. 
El cultivo cuantitativo presenta algunas desventajas importantes ya que requiere 
de 72 horas para obtener la cuenta en UFC/mL e identificar el (los) agentes 
etiológicos; los resultados son influenciados por el uso previo de antibióticos y no 
permite determinar las cantidades relativas de cada especie bacteriana cuando el 





1.10.2.  Obtención de muestras para el cultivo cuantitativo 
 
 1.10.3. Técnicas broncoscópicas 
Existen dos técnicas principales para la toma de muestra de las vías respiratorias 
inferiores y a partir de las cuales existen distintas modificaciones, la primera es la 
broncoscopía con cepillo protegido (BCP), que muestrea 0.001 mL de 
secreciones, con una concentración de patógenos ≥103 UFC/mL confirma el 
diagnóstico de neumonía. La otra técnica es el lavado bronquioalveolar con 
broncoscopio (LBAB), una cuenta de patógenos ≥104 UFC/mL es diagnóstica para 
neumonía y tiene concordancia con los resultados obtenidos con BCP [79, 80]. 
El LBAB ofrece la ventaja de evitar la contaminación con flora normal de la vía 
respiratoria superior, toma muestra de la zona con sospecha radiológica de 
infección, muestrea aproximadamente 1 millón de alvéolos (1% de superficie 
pulmonar), y por lo tanto es de mayor utilidad cuando el paciente ha recibido 
terapia previa con antibióticos [33]. 
El LBAB tiene algunas desventajas de riesgo para el paciente tales como: 
Aumento de la presión media y pulmonar, disminución en la tensión arterial de 
oxígeno, aumento de la tensión arterial de CO2, arritmias cardiacas, translocación 







 1.10.4. Técnicas no broncoscópicas 
Las alternativas no broncoscópicas son el lavado bronquioalveolar con sonda 
nasogástrica (LBAsn) y el aspirado traqueobronquial (AT). 
 
Lavado bronquioalveolar con sonda nasogástrica (LBAsn). Con el LBAsn el 
punto de corte es igual al establecido para el LBAB (≥104 UFC/mL), la sensibilidad 
y especificidad del LBAsn y el LBAB son similares. El LBAsn no requiere equipo 
de broncoscopía, se utiliza material estéril desechable, se utiliza una menor 
cantidad de sedantes debido a que se realiza en un menor tiempo y sobretodo 
durante y después del LBAsn se observan menores efectos adversos 
cardiorrespiratorios [82]. 
La técnica de toma de muestra con el LBAsn se describe a continuación: 
1. Se utiliza una sonda tipo Levine de 14 
fr cortada por el extremo distal. A la parte 
proximal de la sonda se le anexa una llave 
de 3 vías conectada a una jeringa de 50 
mL. 
2. Previa sedación del paciente, se 
introduce la sonda a través del tubo 
endotraqueal hasta que se acuña. 
3. Se instila 3 alícuotas de 50 mL de 
solución salina estéril y se aspira. Se 
descarta el primer bolo recolectado y se 
envían 10 mL al laboratorio para su 
análisis. 
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Aspirado traqueobronquial (AT). El AT es la técnica más simple para obtener 
muestras de la vía respiratoria, el punto de corte en el cultivo cuantitativo para el 
diagnóstico de NAV se de 105 o 106 UFC/mL 7, 83, 84, y al igual que el LBAsn, el 
AT no requiere equipo de broncoscopía, se utiliza material estéril desechable 
además de que la muestra puede ser obtenida por personal técnico entrenado. 
La técnica de toma de muestra con el AT se describe a continuación. 
 
1. Se utiliza una sonda tipo Levine de 14-16 
fr según la viscosidad de las secreciones 
bronquiales y cortada de su extremo distal. 
A la parte proximal de la sonda se le anexa 
una llave de 3 vías conectada a una jeringa 
de 10 mL. 
2. Se introduce la sonda a través del tubo 
endotraqueal de 23-24 cm. 
3. Se aspiran 5 mL de secreciones 










1.11. Método molecular para el diagnóstico de NAV de inicio tardío 
En nuestro grupo de investigación, en la tesis de maestría de Ríos-Licea y 
colaboradores 36, se desarrolló un método molecular para detectar y cuantificar 
de manera simultanea a: P. aeruginosa, A. baumannii, S. aureus y S. maltophilia,  
debido a que son las más frecuentes en la NAV de inicio tardío (por las siglas de 
las bacterias que detecta el método se denominó método PASS). 
En este método se emplea la PCR en tiempo real (RT-PCR) con tecnología 
TaqMan®. La prueba fue diseñada para analizar muestras respiratorias obtenidas 
con LBAB y las ventajas obtenidas con este método es la rapidez ya que permite 
que se obtengan resultados en 6 horas, la cuantificación relativa de cada bacteria, 
además de evitar el efecto “swarming” de Proteus spp., que impide la cuenta 
bacteriana. 
De acuerdo con los resultados obtenidos, el método desarrollado es una excelente 
alternativa para el diagnóstico de NAV de inicio tardío. Sin embargo, requiere de 
una toma de muestra de LBAB por lo que su aplicación en muestras que se 
obtengan por métodos menos invasivos será de gran utilidad. 
El límite de detección del sistema molecular para P. aeruginosa es de 104 copias 
del gen/mL, A. baumannii es de 103 copias del gen/mL, S. aureus 104 copias del 










La incidencia de NAV en la UCI es alta y tiene una mortalidad entre el 20-75%. El 
diagnóstico clínico-radiológico de NAV es inespecífico, por lo que representa un 
reto diagnóstico con los métodos actuales. 
Actualmente, ya se ha desarrollado un método molecular para el diagnóstico de 
NAV de inicio tardío (método PASS) sin embargo, requiere la obtención de 
muestra por la técnica de LBAB, la cual podría causar eventos adversos graves. 
El método PASS, podría  aplicarse a otras muestras respiratorias obtenidas por 
técnicas no broncoscópicas, por lo que es conveniente evaluar su utilidad con este 






3.1. Objetivo general 
Determinar la utilidad del método PASS a partir de LBAsn y AT para el diagnóstico 
de NAV de inicio tardío. 
 
3.2. Objetivos específicos 
1. Obtener muestras respiratorias de individuos con diagnóstico clínico de 
NAV de inicio tardío por  LBAB, LBAsn y AT. 
2. Realizar el cultivo cuantitativo y aplicar el método PASS a cada una de las 
muestras obtenidas. 





Material y métodos 
 
4.1. Estrategia general 
La obtención de las muestras fue realizado por el servicio de Neumología del 
Hospital Universitario “Dr. José Eleuterio González”, a partir de pacientes con 
diagnóstico clínico de neumonía asociada a ventilador en la unidad de cuidados 
intensivos y que tuvieran 5 días o más de ventilación mecánica. A los pacientes, 
se les tomaron muestras con 3 técnicas diferentes, 1 muestra obtenida con LBAB, 
otra con LBAsn y otra con AT. 
Las muestras fueron procesadas en el Centro Regional de Control de 
Enfermedades Infecciosas (CRCEI). Se realizó cultivo cuantitativo, cualitativo y 
tinción de Gram a la muestra obtenida con LBAB, y cultivo cualitativo y tinción de 
Gram al LBAsn y AT.  
El método PASS se aplicó a las 3 muestras previa extracción de DNA, y se 








4.2. Población de estudio 
Se incluyeron pacientes de la UCI, con diagnóstico clínico de NAV. 
Se solicitó consentimiento informado a los familiares y se obtuvieron 2 lavados 
bronquioalveolares, uno con broncoscopía y otro con sonda nasogástrica, y 1 
aspirado traqueobronquial, llevado a cabo por el personal del servicio de 
neumología del Hospital Universitario. 
 
4.3. Identificación bacteriana 
 
 4.3.1. Cultivo cualitativo 
Las muestras directas se sembraron en agar sangre, agar azida de sodio, agar 
S110 y agar EMB, se incubaron de 24-48 horas a 37º C en una incubadora 
(modelo Napco 322-10, Heinicke Company Industrial and Laboratory Heater, 
Portland, Oregon, EE..UU..). 
A partir de los aislamientos obtenidos, se realizaron las pruebas bioquímicas 
primarias (catalasa, oxidasa y coagulasa) y el perfil bioquímico para la 
identificación bacteriana, empleando el sistema API (BioMérieux Inc Box 15969, 
Dirham, NC 27704-0969, EE..UU..), el cual incluye una serie de microtubos que 
contienen sustratos deshidratados. 
Los ensayos se realizaron a partir de un cultivo puro de 18-24 h para lo cual se 
preparó una suspensión bacteriana. 
Con un hisopo, se tomaron de 1 a 4 colonias de morfología idéntica, y se 
resuspendieron en un tubo con solución salina. Se ajustó la turbidez al 0.5 de 
McFarland y a partir de la suspensión bacteriana se reconstituyeron los medios de 
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la galería API. Se utilizaron inmediatamente después de prepararse y se incubó de 
24-48 h a 37º C. Las reacciones producidas durante la incubación se tradujeron en 
cambios de color, espontáneos o provocados mediante la adición de reactivos. 
Los ensayos de asimilación de azúcares se inocularon con un medio mínimo y las 
bacterias crecieron solamente si eran capaces de utilizar el correspondiente 
sustrato. La lectura de las reacciones se hizo con la ayuda de tablas de 
identificación, y el reconocimiento se realizó mediante catálogos analíticos o con 
ayuda de un software de identificación (API Lab Plus, BioMérieux, 1990). 
 
 4.3.2. Cultivo cuantitativo 
Para obtener el cultivo cuantitativo, se realizó el método estandarizado de dilución 
seriada a partir de la muestra con algunas variantes 79. Cada LBAB se pasó a un 
tubo cónico, y se agitó en vortex por 30-60 s. A partir de la muestra directa, se 
sembraron 0.1, 0.01, y 0.001 mL en agar chocolate, que corresponden a las 
diluciones 10-1, 10-2 y 10-3 respectivamente. Para obtener la dilución 10-4, se tomó 
0.1 mL de la muestra directa y se resuspendió en 0.9 mL de solución salina, se 
agitó en vortex por 30-60 s. A partir de esta solución se tomó 1 μL y se sembró en 
agar chocolate en las condiciones ya mencionadas. 
Las placas se incubaron de 24-48 h a 37º C en CO2 al 5%, en una incubadora 
(Water Jacketed Incubator CI-46, Model 3546 S/N, American Scientific Products, 
EE..UU..) para obtener la cuenta total de bacterias (UFC/mL). Las placas se 
revisaron a las 24 h para observar el crecimiento bacteriano. Se seleccionó la 
dilución estadísticamente apropiada para la cuenta de bacterias y se reportó en 
UFC/mL. 
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 4.3.3. Tinción de Gram 
Las muestras fueron centrifugadas a 2800 x g por 15 min. Cuidadosamente, se 
obtuvo una muestra del sedimento y a partir de él se realizó la tinción de Gram. Se 
hicieron extensiones en portaobjeto y se examinaron al microscopio de luz con 
objetivo 100X. 
La evaluación microscópica se centró en la búsqueda de factores sugerentes de 
infección como la presencia de leucocitos polimorfonucleares, la presencia de 
bacterias intracelulares y extracelulares, además de la observación de células 
epiteliales para evaluar la calidad de la muestra. 
 
4.4. Aplicación del método PASS 
 
 4.4.1. Extracción de DNA de las muestras 
Las muestras obtenidas con las 3 técnicas fueron tratadas de igual manera. 
Posterior a la toma de muestra para la tinción de Gram, se resuspendió el 
sedimento y se mezcló con un volumen igual de solución 2% N-acetil-L-cisteína-
2% NaOH y se dejó reposar a temperatura ambiente hasta lograr licuar la muestra 
por 10 min. Se centrifugó a 2800 x g por 15 min, se extrajo el sobrenadante hasta 
dejar aproximadamente 1.5 mL junto con el sedimento, el cual se resuspendió 
cuidadosamente, se transfirió a un tubo de 2 mL y se centrifugó a 16000 x g por 10 
min. Se desechó el sedimento, se resuspendió en 100 μL de Tris-HCl 100 mM pH 
8 y se incubó por 1 h a 37º C con 150 μg de lisozima. Posteriormente se incubó 
por 1 h a 55º C con 100 μL de Tris-EDTA pH 8 con SDS 1% y 200 μg de 
proteinasa K. El DNA se extrajo utilizando fenol-cloroformo-alcohol isoamílico con 
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TE1X, precipitando con etanol absoluto frío y posterior a un paso de centrifugación 
a 16000 x g por 8 min se desechó el sobrenadante y se secó por 30 min a 45º C 
en un desecador (DyNA Vap, Labnet internacional Inc. Woodbridge, NJ, EE..UU..). 
El sedimento seco se resuspendió en 15 μL de TE 1X a 65º C por 10 min e 
inmediatamente se procedió a su análisis. 
 
 4.4.2. Análisis de las muestras por el método PASS 
Para el análisis por RT-PCR se utilizó un termociclador SmartCycler II (Cepheid, 
Sunnyvale, CA, EE..UU..), con tecnología TaqMan®.  
 
 4.4.3. Condiciones de la PCR 
Las reacciones de PCR se realizaron en un volumen total de 25 μL, utilizando Hot 













MgCl2 8 mM 
dNTPs 100 mM 
Buffer  10X 
TaqMan- S. maltophilia 0.2 nM 
F- S. maltophilia 0.2 nM 
R- S. maltophilia 0.2 nM 
TaqMan- A. baumannii 0.05 nM 
F- A. baumannii 0.1 nM 
R- A. baumannii 0.1 nM 
TaqMan- P. aeruginosa 1.5 nM 
F- P. aeruginosa 0.3 nM 
R- P. aeruginosa 0.3 nM 
TaqMan- S. aureus 0.5 nM 
F- S. aureus 0.3 nM 
R- S. aureus 0.3 nM 
DNA genómico -- (4 μL) 
DNA Taq polimerasa 1.25 U 
 
Tabla 2. Concentraciones de los componentes de reacción para el método 
                  PASS 
 
El programa consistió en un paso inicial de desnaturalización a 94º C por 2 
minutos, seguido por los pasos de desnaturalización a 94º C por 15 segundos e 
inmediatamente después por un paso combinado de alineamiento-extensión a 63º 





 4.4.4. Análisis cuantitativo 
La cuantificación de cada bacteria se realizó al interpolar el Ct (primer ciclo con un 
incremento significativo de la fluorescencia, por enzima de un umbral especificado) 
de la muestra en una curva estándar construida a partir de concentraciones 
conocidas de las copias del gen específico de cada bacteria, mostrado en las 



















































Figura 5. Curva estándar para S. maltophilia 
 
4.5. Análisis estadístico 
Se determinó la sensibilidad y especificidad del método PASS a partir de las 
distintas muestras respiratorias con una tabla de contingencia de 2 x 2 y con las 
características operativas del receptor o curvas ROC. Se utilizó la escala mostrada 
en la tabla 3, para establecer el punto de corte más apropiado. Los datos fueron 















1 Definitivamente negativo ≤ 103 < 105 
2 Probablemente negativo < 104 106 
3 Probablemente positivo > 104 ≥ 106 
4 Definitivamente positivo ≥ 105 ≥ 107 
 
Tabla 3. Clasificación de las características operativas del receptor 
 
La concordancia kappa entre el cultivo cualitativo y el método PASS a partir de las 
muestras obtenidas con las distintas técnicas. Se obtuvo según el índice kappa (k) 
y la interpretación correspondiente como se expone en la tabla 4 85. 
 
(k) Fuerza de la concordancia 
< 0.20 Pobre 
0.21- 0.40 Débil 
0.41- 0.60 Moderada 
0.61- 0.80 Buena 
0.81- 1.00 Muy buena 
 
Tabla 4. Interpretación del índice kappa y la fuerza de la concordancia 
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El método PASS se interpretó como positivo cuando la cuantificación fue ≥ 104 
copias del gen/mL a partir de muestras obtenidas por LBAB y LBAsn y ≥ 106 


























5.1. Características demográficas de la población de estudio 
Se incluyeron 17 pacientes de los que se obtuvieron LBAB, LBAsn y AT. 
Dentro de la población estudiada, el género masculino representó el 76.5%. El 
88% de los pacientes habían estado bajo tratamiento con antibióticos previo a la 
toma de las muestras. 
Las características de la población de estudio se muestran en la tabla 5. 
 
Pacientes N 17 
Masculino n (%) 13 (76.5) 
Media de edad (IC 95%) 48.3 (38.7- 57.8) 
Rango de edad (años) 17- 82 
Antibióticos previos n (%) 15 (88) 
 
Tabla 5. Características de la población estudiada 
 
5.2. Cultivo cualitativo de lavado bronquioalveolar 
A todos los pacientes incluidos, se les llevó a cabo la broncoscopía y se obtuvo 
una muestra de lavado bronquioalveolar, a los cuales se les realizó cultivo 
cuantitativo y cualitativo. En las muestras analizadas, se aislaron 15 especies de 
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bacterias, 36 cepas en total, de las cuales P. aeruginosa, A. baumannii,     S. 
aureus y S. maltophilia representaron el 58.3 % del total de aislamientos clínicos. 
Las bacterias que se aislaron con menor frecuencia se muestran en la figura 6. E. 
cloacae, P. putida y Pantoea spp. se aislaron en un 5.5% cada una, y otras 
bacterias como: E. coli, C. freundii, Proteus spp., K. pneumoniae, B. cepacia y S. 
sciuri se aislaron en el 25% del total de cepas aisladas. 
En 2 de los 17 pacientes incluidos se aisló flora normal del árbol respiratorio 
superior, en 2 pacientes se aislaron bacterias potencialmente patógenas diferentes 
a las del objetivo del estudio; mientras que en 6 pacientes se aisló al menos 1 de 
las bacterias de interés. En 6 pacientes se aislaron por lo menos 2 de las bacterias 































 5.2.1. Cultivo cualitativo de lavado bronquioalveolar obtenido 
con sonda nasogástrica 
De los LBAsn tomados a los pacientes de estudio, se aislaron 13 especies de 
bacterias, 29 cepas en total, de los cuales P. aeruginosa, A. baumannii, S. aureus 
y S. maltophilia representaron el 62%. S. maltophilia no se aisló en ninguna de las 
17 muestras. 
Las bacterias que se aislaron con menor frecuencia se muestran en la figura 7. 
Pantoea spp. se aisló en un 6.8% y otras bacterias como: E. cloacae, C. freundii, 
P. penneri, P. vulgaris, P. mirabilis, K. pneumoniae, B. cepacia, P. putida y S. 
sciuri representaron el 31% del total de las cepas aisladas. 
En dos de los 17 pacientes incluidos, se aisló flora normal de vías respiratorias 
superiores, y en 2 pacientes se aislaron bacterias potencialmente patógenas 
diferentes a las del objetivo del estudio. 
Mientras que en 8 pacientes se aisló al menos 1 de las bacterias de interés, en 5 
pacientes se aislaron por lo menos 2 de las bacterias de interés. En ningún cultivo 
























Figura 7. Resultado de los cultivos cualitativos a partir de los LBAsn 
 
 5.2.2. Cultivo cualitativo de aspirado traqueobronquial 
De los AT tomados de los pacientes de estudio se aislaron 14 especies de 
bacterias, 31 cepas en total, de los cuales P. aeruginosa, A. baumannii, S. aureus 
y S. maltophilia representaron el 64.5% del total de los aislamientos. 
Las bacterias que se aislaron con menor frecuencia se observan en la figura 8. 
Pantoea spp. se aisló en un 6.4% y otras otras bacterias como: E. cloacae, C. 
freundii, C. koseri, P. penneri, P. vulgaris, P. mirabilis, K. pneumoniae, B. cepacia 
y S. sciuri representaron el 29%. 
En 3 de los 17 pacientes incluidos se aisló flora normal de vías respiratorias 
superiores, en 1 paciente se aislaron bacterias potencialmente patógenas 
diferentes a las del objeto del estudio; mientras que en 6 pacientes se aisló al 
menos 1 de las bacterias de interés, en 7 pacientes se aislaron por lo menos 2 de 
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las bacterias de interés. En ningún cultivo cualitativo a partir del AT se aislaron 3 o 

























Figura 8. Resultados de los cultivos cualitativos a partir de los AT 
 
 5.2.3. Detección cualitativa con el método PASS en los tres tipos 
de muestras 
Las especies bacterianas que se detectaron con mayor frecuencia con el método 
PASS, fueron, en orden de frecuencia, A. baumannii, S. aureus, P. aeruginosa y S. 











PASS LBAB PASS LBAsn PASS AT
P. aeruginosa A. baumannii S. aureus S. maltophilia
 
Figura 9. Porcentaje de detección de cada bacteria con el método PASS 
 
 
5.3. Cultivo cuantitativo de lavado bronquioalveolar con broncoscopio 
Los LBAB que tuvieron cuentas ≥ 104 UFC/mL se consideraron positivos. El 47% 
(n=8) fueron positivos, el 29.4% (n=5) fueron negativos y en el 23.5% (n=4) no fue 
posible realizar la cuenta de bacterias debido a la presencia de especies de 
Proteus, causantes del efecto “swarming” que se observa sobre la superficie del 
agar, por lo que se consideraron indeterminados. 
De los cultivos cuantitativos con cuenta positiva (n=8), en el 25% se aisló P. 
aeruginosa, A. baumannii en el 50%, S. aureus en el 75% y S. maltophilia en el 
12.5%. 





Bacterias de interés aisladas de los 
cultivos cuantitativos positivos 
n (%) 
S. aureus 6 (75%) 
A. baumannii 4 (50%) 
P. aeruginosa 2 (25%) 
S. maltophilia 1 (12.5% 
 
Tabla 6. Cultivos con cuenta positiva para cada una de las bacterias de interés 
 
5.4. Correlación de los resultados en el cultivo cuantitativo y el método PASS 
En las tablas 7-9 se muestra el comparativo entre los resultados obtenidos con los 















Cultivo LBAB PASS LBAB 


















<1 x 104 
<1 x 104 
















1.1 x 105 A. baumannii <1 x 103 




2.3 x 105 
P. aeruginosa 
S. aureus 
<1 x 104 




















5.4 x 103 S. aureus <1 x104 
15 S. aureus 1 x 106 
P. aeruginosa 
S. aureus 
<1 x 104 









NC A. baumannii 1.5 x 103 
Negativo= flora normal, NC= no cuantificable, ND= no detectable 
Tabla 7. Resultados obtenidos mediante cultivo y el método PASS de LBAB 
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Paciente 
Cultivo LBAB PASS LBAsn 






























1.1 x 105 ND ND 




2.3 x 105 ND ND 






NC A. baumannii 7.7 x 103 
12 
A. baumannii 
 Pantoea spp. 
P. vulgaris 









5.4 x 103 ND ND 









NC A. baumannii 1.9 x 104 
Negativo= flora normal, NC= no cuantificable, ND= no detectable 
Tabla 8. Resultados obtenidos mediante cultivo y el método PASS de LBAsn 
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Paciente 
Cultivo LBAB PASS AT 













3.6 x 104 
3.3 x 102 





8.6 x 106 
S. aureus 
S. maltophilia 
>1 x 107 




>1 x 105 
A. baumannii 
S. aureus 
6.4 x 103 




5.2 x 105 
P. aeruginosa 
A. baumannii 
>1 x 108 








1.1 x 105 
A. baumannii 
S. aureus 
7.7 x 103 
>1 x 107 




2.3 x 105 
A. baumannii 
S. aureus 
1.7 x 103 
1.3 x 107 




















5.4 x 103 S. aureus <1 x 104 









NC A. baumannii 8.7 x 103 
Negativo= flora normal, NC= no cuantificable, ND= no detectable 
Tabla 9. Resultados obtenidos mediante cultivo y el método PASS de AT 
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5.5. Análisis estadístico 
 5.5.1. Sensibilidad y especificidad 
Tomando en cuenta el cultivo cuantitativo como estándar de oro, y sin tomar en 
cuenta los cultivos en los cuales no se pudo realizar la cuenta por el crecimiento 
de especies de Proteus, se calculó la utilidad diagnóstica del método PASS para el 
diagnóstico de neumonía asociada a ventilador de inicio tardío en cada una de las 
muestras obtenidas de cada paciente. Para las muestras de LBA obtenidas con 
broncoscopio, se obtuvo la sensibilidad y especificidad del método PASS, a partir 
de los datos mostrados en la tabla 10. La sensibilidad y especificidad fueron del 
12.5% y 60% respectivamente, la exactitud diagnóstica del 30% y el valor 
predictivo positivo (VPP) de 33.3%. 
 















Tabla 10. Tabla de 2 x 2 para determinar la sensibilidad y especificidad del 




A partir de muestras de LBA obtenidas con sonda nasogástrica la sensibilidad y 
especificidad del método PASS fue de 0 y 100% respectivamente y un 38% de 
exactitud diagnóstica. Los datos se muestran en la tabla 11. 
 
 















Tabla 11. Tabla de 2 x 2 para determinar la sensibilidad y especificidad del 
método PASS de lavado bronquioalveolar con sonda nasogástrica 
 
A partir de muestras de AT la sensibilidad y especificidad fueron de 87.5% y 100% 
respectivamente, la exactitud diagnóstica de 92% y el VPP de 100%. Datos 























Tabla 12. Tabla de 2 x 2 para determinar la sensibilidad y especificidad del 
método PASS de aspirado traqueobronquial 
 
 5.5.2. Concordancia kappa entre 2 métodos 
La evaluación de la concordancia entre realizar cultivo cuantitativo del LBAB y la 
cuantificación de las copias del gen con el método PASS, no se hizo debido a la 
evidente diferencia entre las cuentas obtenidas con cada método. 
En base a los resultados, se llevó a cabo el análisis de concordancia kappa entre 
los resultados obtenidos con el cultivo cualitativo del LBAB y el método PASS 
según la muestra utilizada. 
Para el LBAB comparado con el método PASS LBAB el índice kappa (k) fue 0.523, 
para LBAB comparado con el método PASS LBAsn el índice k obtenido fue -0.087 





Concordancia entre métodos Índice k IC 95% 
LBAB vs PASS LBAB 0.523 0.217- 0.830 
LBAB vs PASS LBAsn -0.087 -0.326- 0.152 
LBAB vs PASS AT 0.678 0.402- 0.954 
 
Tabla 13. Concordancia kappa entre 2 métodos 
 
 5.5.3. Características operativas del receptor 
El análisis de las características operativas del receptor o curvas ROC se hizo a 
partir de los puntos de corte previamente descritos para cada método PASS. El 
área bajo la curva (ABC) del método PASS LBAB fue de 0.475 (IC 95% 0.113-
0.837), para el método PASS LBAsn el ABC fue de 0.4 (IC 95% 0.60-0.739) y para 
el método PASS AT el ABC que se obtuvo fue de 0.938 (IC 95% 0.793-1.082), 








































La NAV en las UCI es una infección frecuente y grave, además de que el 
diagnóstico utilizando criterios clínicos y radiológicos carece de especificidad, 
debido a las múltiples condiciones clínicas que asemejan una infección pulmonar 
1, 14. 
Las características de la población observada en nuestro estudio corresponden a 
la reportada en la literatura con respecto a la edad y que los pacientes del género 
masculino son los mayormente afectados 7, 22, 64, 77, 83. 
Los agentes causales aislados de los cultivos cuantitativos positivos de muestras 
de pacientes con diagnóstico de NAV de inicio tardío corresponden a las 
reportadas en la literatura 32, 86, 87. El hecho de que la incidencia de infecciones 
causadas por A. baumannii hayan aumentado a nivel internacional y que en la UCI 
del Hospital Universitario “Dr. José Eleuterio González” sea el segundo en 
frecuencia entre los pacientes con NAV de inicio tardío, indica que no debería 
seguir siendo considerada como una bacteria de baja patogenicidad como es 
sugerido por Smith M. G. y colaboradores 88. 
Las cuentas obtenidas con el cultivo cuantitativo y el método PASS, no coincidió 
en ninguno de las muestras analizadas, tal hecho se podría entender 
considerando que: a) Las copias de genes cuantificadas no corresponden 
necesariamente a bacterias vivas; b) Una copia del gen blanco corresponde a una 
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bacteria y una UFC corresponde a varias bacterias; c) En un cultivo se detectan 
bacterias vivas cultivables y en el método PASS se detectan bacterias vivas junto 
con bacterias muertas y también bacterias viables no cultivables, pero no significa 
que se deba a una acumulación de bacterias muertas, debido a que éstas son 
eliminadas por el sistema inmune; y d) El cultivo cuantitativo no discrimina entre 
los microorganismos desarrollados, incluyendo a bacterias de la flora normal. 
Debido a que en la mayoría de los cultivos de muestras de AT y LBAB coincidieron 
en las especies bacterianas identificadas, como también entre los cultivos de 
LBAB y el método PASS AT, es probable que las bacterias encontradas en el tubo 
traqueobronquial participen en el desarrollo de la NAV, debido a que pueden 
diseminarse hacia el parénquima pulmonar, proliferar y causar infección. 
El cultivo cuantitativo de muestras de lavado bronquioalveolar con broncoscopio 
tiene una sensibilidad del 73% y una especificidad del 82% 77, por lo que la 
sensibilidad y especificidad del método PASS de muestras de aspirado 
traqueobronquial son comparables con el método estándar de confirmación 
diagnóstica. Además de ser una prueba relativamente rápida. Con el método 
PASS fue posible realizar la detección y cuantificación de bacterias en los tres 
tipos de muestras respiratorias (LBAB, LBAsn y AT), sin el inconveniente del 
efecto “swarming” de Proteus spp. 
Como se mostró en los resultados el 88% de los pacientes con diagnóstico clínico 
de NAV habían recibido terapia con antibióticos previo a la toma de muestras, por 




La limitante del método estándar para la confirmación del diagnóstico, es el efecto 
“swarming” de Proteus spp. sobre el agar del medio de cultivo, lo cual impide que 
el cultivo cuantitativo sea interpretado correctamente, por tal motivo en las 
muestras de 4 pacientes, no se realizó la confirmación del diagnóstico y por lo 
tanto se excluyeron del análisis de sensibilidad y especificidad. 
El tipo de muestra ampliamente aceptado como método estándar para la 
confirmación microbiológica del diagnóstico de NAV es el LBAB, debido a que es 
recolectado del sitio con sospecha de infección. Además permite discriminar entre 
bacterias que se encuentran en concentraciones suficientes para ser las 
causantes de infección de las bacterias que se encuentran en concentraciones 
bajas lo cual es indicativo de contaminación proveniente de la flora normal de las 
vías aéreas superiores. Al aplicar el método PASS a las muestras de LBAB se 
observaron limitaciones en la detección y cuantificación de las 4 bacterias de 
interés, que podrían deberse a que en el diseño del método PASS se requiere de 
cantidades relativamente altas de DNA genómico de estas especies bacterianas 
para ser detectadas, por lo que el límite de detección es alto. Es por esto que en la 
mayoría de las muestras de LBAB se obtuvieron cuentas no significativas, 
indicando la probabilidad de que las 4 bacterias de estudio se encuentren de 
manera individual en concentraciones bajas. Esto también aclara el por que al 
utilizar una muestra menos específica como lo es el AT, pero que contiene una 
cantidad mucho más alta de bacterias por mL, las cuentas fueron significativas en 
la mayoría de las muestras y con un rendimiento diagnóstico apropiado. 
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Debido al bajo rendimiento diagnóstico del método PASS al utilizar las muestras 
de LBAB, se optimizó la RT-PCR múltiplex modificando el diseño teórico y 
concentraciones de los iniciadores y sondas. Se continuará sometiendo el método 


























El método PASS aplicado a muestras de aspirado traqueobronquial podría ser una 
alternativa rápida y de mínima invasión para confirmar el diagnóstico de NAV de 
inicio tardío. 
Es probable que con el método PASS de muestras de lavado bronquioalveolar con 
broncoscopio el punto de corte para la confirmación del diagnóstico requiera ser 
modificado, por lo que es necesario hacer más estudios. 
El método PASS aplicado a muestras de lavado bronquioalveolar con sonda 
nasogástrica no tiene utilidad diagnóstica. 
Los puntos de corte para la confirmación diagnóstica  más apropiados con el 
método PASS son: PASS AT: ≥106 copias del gen/mL; y para PASS LBAB: ≥104 
copias del gen/mL. Sin embargo se requieren de estudios complementarios para 
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Prueba de catalasa 
a)  Tomar una asada de la cepa de estudio y sumergirla en 1 mL de H2O2 al 
30%, observar e interpretar la prueba. 
Interpretación: Positivo:  Formación de burbujas 
   Negativo: No hay formación de burbujas 
 
Prueba de oxidasa 
a)  Impregnar un papel filtro con una gota de reactivo de oxidasa (cloruro de 
N,N, dimetil-p-fenildiamina al 1% en agua). 
b)  Tomar una asada de la bacteria de estudio teniendo cuidado de no arrastrar 
medio de cultivo. 
c)  Extender la colonia en el papel filtro empapando en el reactivo de oxidasa, 
observar e interpretar la prueba. 
       
          Interpretación: Positivo: Formación de color rosa-morado-negro 
    Negativo: No hay cambio de color   
 
Prueba de coagulasa 
a)  Tomar una asada de la cepa de estudio y sumergirla en 1 mL de suero 
humano , incubar 24 horas a 37 °C, revisando cada 2 horas para observar 
la formación del coágulo. 
 
          Interpretación: Positivo: Formación del coágulo 
    Negativo: No hay formación del coágulo 
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Perfil bioquímico de identificación  
a) Sistema API E: Sistema de identificación para enterobacterias 
b) Sistema API NE: Sistema de identificación para no enterobacterias 


























Tinción de Gram 
1. Teñir con cristal violeta 1 min. 
2. Enjuagar con agua destilada. 
3. Cubrir la preparación con solución de lugol y dejar actuar durante un min. 
4. Enjuagar con agua destilada para eliminar el exceso de lugol. 
5. Decolorar con alcohol al 70% durante 10 s. 
6. Cubrir la preparación con safranina durante 30 s. 
7. Enjuagar con agua destilada. 



















Preparación de reactivos y soluciones 
 
EDTA 500 mM pH 8.0  
Disolver 9.306 g de NA2EDTA2H2O en 40 mL de agua ultrapura, ajustar el pH a 
8.0 con lentejas de NaOH y aforar a 50 mL. 
 
Etanol al 70% 




Se funde el fenol a 68 °C. Se procede a destilarlo si su aspecto al estar fundido no 
es cristalino (el fenol destila a una temperatura de 180 °C, es recomendable no 
conectar agua circulante porque el fenol puede cristalizarse en el mismo 
refrigerante). El fenol que va destilando se puede recibir en un pequeño volumen 
de Tris-HCl 0.5 M para evitar su cristalización. 
b) Saturación 
Antes de comenzar la saturación, el fenol debe ser equilibrado a un pH mayor de 
7.8 debido a que el DNA puede quedar dentro de la fase orgánica si el pH del 
fenol es ácido. 
c) Agregar hidroxiquinoleína a una concentración final de 0.1% (función 
antioxidante). 
d) Añadir un volumen de solución amortiguadora Tris-HCl 0.5 M pH 8.0 y mezclar 
con una barra magnética hasta que el pH de la fase fenólica sea mayor de 7.8 
(medir con papel indicador). 
e) Agitar durante 24 horas en un cuarto frío, dejar que se separen las fases y 
eliminar la fase acuosa utilizando una pipeta conectada a una línea de vacío con 
trampa o embudo de separación. Repetir la misma operación pero utilizando 
solución amortiguadora Tris-HCl 0.1 M pH 8.0. 
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f) Eliminar la fase acuosa final y añadir 0.1 volúmenes de Tris-HCl 0.1 M pH 8.0 
conteniendo 2-mercaptoetanol a una concentración 0.2%. 
g) La solución de fenol puede ser almacenada de esta forma en un frasco obscuro 
a -20 °C, las alícuotas de fenol en uso se almacenan a 4 °C. 
 
SEVAG (24:1) 
Disolver 24 mL de cloroformo mas 1 mL de alcohol isoamílico. 
 
Proteinasa K 10 mg/mL 
Disolver 100 mg de Proteinasa K en 10 mL de Tris-HCl 10 mM pH 7.5. 
 
SDS AL 10%  
Disolver poco a poco 5 g de SDS en 50 mL de agua destilada. 
 
SDS al 1% 
Mezclar 5 mL de una solución de SDS al 10% en 50 mL de agua destilada. 
 
TE 1X 
Mezclar 500 mL de Tris-HCl 500 mM pH 8.0 y 50 mL de EDTA 500 mM en agua 
destilada, ajustar el pH a 8.0 y aforar a 25 mL. 
 
TE 1X con SDS al 1% 
Disolver 1 g de SDS en 100 mL de TE 1X. 
 
Tris-HCl 500 mM pH 8 (Solución stock) 
Disolver 30.3 g de trizma base en 300 mL de agua ultrapura, ajustar el pH con HCl 
concentrado y aforar a 500 mL. 
 
 
 
 
 
